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AGL  Ácidos grasos libres 
TG  Triglicéridos 
Ag  Asbhya gossypii 
ARA  Ácido araquidónico ó 5,8,11,14-eicosatetranoico, C20:4 n-6 
cDNA  DNA complementario 
Cp  Claviceps purpurea 
EPA  Ácido 5,8,11,14,17-eicosapentaico ó C20:5 n-3 
DHA  Ácido 4,7,10,13,16,19-docosahexanoico ó C22:6 n-3 
DNA  Ácido desoxiribonucleico 
FAME  Ésteres metílicos de ácidos grasos (de la terminología inglesa ‘Fatty acid methyl 
esters’) 
Mm  Mus musculus 
mRNA  RNA mensajero 
ORF  Fase de lectura abierta (de la terminología inglesa ‘Open Reading Frame’) 
PCR  Reacción en cadena de la polimerasa (de la terminología inglesa ‘Polymerase 
Chain Reaction’) 
RNA  Ácido ribonuclecio 
r.p.m.  Revoluciones por minuto 
RT-PCR  Reacción en cadena de la polimerasa a tiempo real (de la terminología inglesa 
Real Time Polymerase Chain Reaction) 
Sc  Saccharomyces cerevisiae 
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1. PRODUCCIÓN DE LÍPIDOS EN MICROORGANISMOS  
El objeto de estudio de este trabajo se enmarca en una línea de investigación que se encarga 
del análisis de la ruta biosintética de formación de triglicéridos en el hongo filamentoso A. 
gossypii y el incremento de la acumulación de lípidos en las células.  
1.1 Lípidos: estructura y biología  
Los lípidos son sustancias hidrofóbicas solubles en disolventes orgánicos. Pueden encontrarse 
en forma sólida, denominada grasa, o líquida, siendo aceite la denominación común en este 
caso. El punto de fusión de los lípidos y su forma a temperatura ambiente depende de la 
composición de ácidos grasos libres (AGL) que conforman los triglicéridos (TG). Los lípidos en 
las células se encuentran mayoritariamente acumulados en forma de TG, y en menor 
proporción en forma de AGL (Figura 1). También se pueden encontrar en forma de 
fosfolípidos, que constituyen las membranas celulares, y en forma de esteroles (Michal y 
Schomburg, 2012).  
1.1.1 Ácidos grasos libres 
Los AGL están formados por un grupo carboxílico (-COOH) unido a una cadena de carbonos. En 
la célula, se acumulan en forma de TG, tras la condensación de los ácidos grasos libres con una 
molécula de glicerol, existiendo solamente una pequeña proporción de AGL en las células 
eucariotas. Los ácidos grasos que se esterifican junto a la molécula de glicerol pueden ser 
saturados, monoinsaturados, diinsaturados o poliinsaturados. 
Los AGL que se encuentran en plantas y mamíferos tienen habitualmente entre 14 y 20 átomos 
de carbono y forman una cadena lineal, sin ramificaciones laterales. Existen por naturaleza 
tanto ácidos grasos saturados como monoinsaturados con un enlace cis entre los carbonos 9 y 
10. Si existen más insaturaciones, éstas se encuentran entre el primer doble enlace y el 
extremo metilo del ácido graso, formando los ácidos grasos poliinsaturados. Algunos ácidos 
grasos no pueden ser sintetizados por las células eucariotas y es necesario su aporte a través 
de la dieta.  
 
Figura 1. Estructura química de las moléculas de glicerol, ácidos grasos libres y triglicéridos.  
La nomenclatura de los ácidos grasos libres consta de una Cn donde n indica el número de 
carbonos de la cadena, seguida por dos puntos y un número que indica el número de 
insaturaciones. Además, en algunos casos se usa la nomenclatura n-a o w-a, para indicar el 
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número de carbonos que hay desde el extremo metilo de la cadena donde está el último doble 
enlace. Por ejemplo, C18:3 (n-3) es un ácido graso con 18 carbonos, tres insaturaciones, y la 
última insaturación está en el tercer carbono desde el extremo metilo de la cadena.  
1.1.2 Triglicéridos 
La mayoría de los ácidos grasos libres se acumulan en forma de TG en plantas y animales, de 
manera que tres ácidos grasos libres iguales, o con mayor frecuencia diferentes, se unen a una 
molécula de glicerol formando los triglicéridos, que son lípidos neutros. En el caso de las 
células, los TG están en fase fluida y, al ser hidrofóbicos, están rodeados de una membrana 
para formar los denominados cuerpos lipídicos. 
1.2 Importancia de los ácidos grasos y necesidad de nuevas fuentes de 
lípidos 
Los ácidos grasos y sus derivados como el biodiesel, lubricantes, adhesivos y plásticos, entre 
otros, se han producido tradicionalmente como derivados de la industria petrolífera o a partir 
de aceites vegetales y grasas animales.  Actualmente, la fluctuación del precio del barril de 
petróleo, la preocupación por la estabilidad en su suministro, así como la ocupación de 
terrenos de cultivo para producir aceites vegetales que podrían dedicarse a la producción de 
alimentos, han hecho que surja una preocupación creciente en cuanto a los sustratos 
necesarios para satisfacer la demanda actual de lípidos y derivados.  Por otra parte, algunos de 
los ácidos grasos poliinsaturados como los denominados ácidos grasos omega-3 y omega-6 son 
utilizados como suplementos dietéticos. Aunque se pretende que la creciente demanda de 
estos complementos dietéticos pueda ser satisfecha con productos marinos, principalmente 
algas y aceite de pescado, se está tratando de buscar alternativas más económicas (Ratledge, 
2002). 
La producción de aceites a partir de microorganismos supone importantes ventajas con 
respecto a la tradicional obtención de lípidos. Algunas de estas ventajas se basan en que este 
tipo de producción no compite con la producción de alimentos, al no necesitar grandes 
terrenos de cultivo. Además, la síntesis de lípidos con microorganismos no depende del clima 
ni de la estación del año y los ciclos de producción son mucho más cortos que en el caso de las 
plantas donde una cosecha necesita meses para poder recogerse. Finalmente, las 
fermentaciones industriales tienen importantes ventajas medioambientales con respecto a la 
síntesis química de muchos productos y, sobre todo, evitan el uso de fuentes de energía no 
renovables como el petróleo y sus derivados (Beopoulos et al., 2011).   
Por estos motivos, el estudio del metabolismo lipídico en microorganismos, ciencia emergente 
conocida como lipidómica, ha recibido un gran impulso en los últimos años y los estudios en 
este tema se han multiplicado.  
Una de las aplicaciones de los aceites microbianos consiste en la producción de biodiesel. El 
biodiesel se compone de ésteres metílicos de ácidos grasos, es biodegradable, no tóxico y libre 
de sulfuros y compuestos aromáticos. Para cumplir las características estándar establecidas 
para su uso, la composición del aceite que se utiliza como materia prima tiene que cumplir 
ciertos requisitos en cuando al porcentaje de ácidos grasos saturados e insaturados, y el 
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número de carbonos de las cadenas de ácidos grasos que forman los triglicéridos (Ledesma-
Amaro et al., 2014b). Los aceites de soja, de colza y de palma son los más utilizados para la 
producción de biodiesel y cumplen estos requisitos. La composición de ácidos grasos libres de 
las levaduras tiene una elevada semejanza con la de los aceites vegetales y por este motivo se 
han propuesto como alternativa a los aceites vegetales para la producción de biodiesel. 
A  pesar de las innegables ventajas de la producción de lípidos con microorganismos, la 
rentabilidad solo se consigue si el producto final tiene un elevado valor añadido, como ocurre 
con producción biotecnológica de vitaminas, como la riboflavina, que es mucho rentable que la 
producción por ejemplo de bioetanol con Saccharomyces cerevisiae. Por este motivo, otro de 
los objetivos propuesto con respecto a la producción de lípidos con microorganismos, es la 
modificación del perfil lipídico de los mismos para la síntesis de ácidos grasos con elevado 
interés comercial, como es el caso de los ácidos grasos omega-6 y omega-3. Los ácidos grasos 
araquidónico (ARA, C20:4n-6) y docosahexanoico (DHA, C22:6n-3), pertenecientes a los 
omega-6 y omega-3 respectivamente, se han establecido como suplementos imprescindibles 
para recién nacidos al ser esenciales para la formación del tejido cerebral y desarrollo de la 
función neuronal y de la retina y por no estar presentes en otras leches que no sea la materna. 
El DHA se obtiene de aceite de pescado pero la presencia de metales pesados incluyendo 
mercurio y otras sustancias tóxicas han suscitado dudas con respecto a su uso como 
suplemento para bebés. Por este motivo existen procesos biotecnológicos para la obtención 
de DHA a partir de algas e incluso existen procesos industriales para la producción de ARA 
utilizando la levadura Mortierella alpina (Ratledge, 2004). 
Aunque los estudios sobre la producción de lípidos microbianos se iniciaron principalmente en 
S. cerevisiae, como organismo modelo más ampliamente estudiado, posteriormente se han 
extendido a las denominadas levaduras oleaginosas, que se definen como aquellas capaces de 
acumular más de un 20 % de lípidos en su biomasa. Estos organismos se caracterizan por no 
ser patógenos y por acumular triglicéridos con una composición similar a la que se puede 
encontrar en un aceite vegetal (Beopoulos y Nicaud, 2011). Una de las levaduras oleaginosas 
más estudiada es Yarrowia lipolytica, aunque otras especies tales como Pichia pastoris o 
Rhodosporidium toruloides también han suscitado un gran interés. 
Además de las aplicaciones biotecnológicas de los lípidos producidos por microorganismos, el 
estudio del metabolismo lipídico en células eucariotas, especialmente en S. cerevisiae, ha 
servido de base para el estudio de homeostasis de lípidos en mamíferos. La  investigación 
básica de la formación y acumulación de lípidos en S. cerevisiae sirve de modelo para el 
estudio de algunas enfermedades humanas (Koch et al., 2014). El conocimiento de los 
mecanismos fundamentales de formación y degradación de los lípidos en S. cerevisiae puede 
ayudar a encontrar una solución a enfermedades relacionadas con desórdenes metabólicos y 
que se han extendido drásticamente en los últimos años como la obesidad, hígado graso, 
arteroesclerosis y la diabetes tipo 2 (Liu et al., 2013).  Incluso se ha establecido una relación 





1.3 Metabolismo lipídico en microorganismos 
La acumulación de lípidos en levaduras y hongos varía en función de la especie estudiada, 
tanto en el valor total de acumulación como en el perfil de los distintos ácidos grasos 
acumulados. Estas diferencias tan notables existentes entre unas levaduras y otras han tratado 
de ser explicadas mediante el estudio del metabolismo lipídico en diferentes microorganismos. 
Así, mientras S. cerevisiae acumula mayoritariamente los ácidos palmítico, palmitoleico, 
esteárico y oleico, Y. lipolytica, una de las levaduras oleaginosas más ampliamente estudiadas, 
además acumula linoleico. Existen otras especies que acumulan ácidos grasos omega 3 y 
omega 6, como es el caso de M. alpina, que acumula C18:3 n-6 y C20:4 n-6 entre otros 
(Ratledge, 2002).  
Los lípidos se acumulan en los microorganismos principalmente en forma ácidos grasos 
neutros, entre un 80 y 90 %, y el resto en forma de esteroles. Los ácidos grasos acumulados en 
su forma libre son tóxicos en elevadas cantidades y pueden desestabilizar las membranas 
celulares por lo que solamente se encuentran en bajas concentraciones en el interior de las 
células (Koch et al., 2014). La acumulación de lípidos se produce en un compartimento 
intracelular denominado cuerpo lipídico; que consiste en un núcleo formado por los TG 
rodeado por una monocapa de fosfolípidos. Aunque durante mucho tiempo se pensó que los 
cuerpos lipídicos eran simples formas de almacenamiento, hoy día se sabe que participan en 
procesos celulares y algunas proteínas que participan en el metabolismo lipídico se localizan 
en los cuerpos lipídicos (Beopoulos et al., 2011).  
 
Figura 2. Ruta de biosíntesis de lípidos en microorganismos basada en las descripciones para S. cerevisiae y Y. 
lipolytica. TG triglicérido, AGL ácidos grasos libres, ES esteroles, TCA ciclo de los ácidos tricarboxílicos o ciclo de 
Krebs, G3P glicerol-3-fosfato, ACL ATP citrato liasa, ACC1 acetil-CoA carboxilasa, FAS sintasa de ácidos grasos, 
FAA1 acil-CoA sintetasa, DGA1 acil transferasa dependiente de acil-CoA, LRO1 acil transferasa dependiende de 
fosfoslípidos, TGL3/4 lipasa, POX oxidasa del acil-CoA graso 
En la célula hay dos tipos de vías metabólicas que conducen a la acumulación de lípidos: la vía 


































acetil-CoA, mientras que en la vía ‘ex novo’ el precursor son los ácidos grasos exógenos que la 
célula adquiere del medio de cultivo. 
1.3.1 Ruta de síntesis ‘de novo’ de ácidos grasos  
La ruta ‘de novo’ de síntesis de ácidos grasos comienza con la degradación de carbohidratos 
que producen el precursor acetil-CoA, y éste, a su vez, el malonil-CoA que es el segundo 
precursor (Figura 2). El acetil-CoA constituye la base de los ácidos grasos y el malonil-CoA 
aporta la  adición de grupos de dos carbonos a las cadenas que forman finalmente los 
triglicéridos y esteroles que se acumulan en los cuerpos lipídicos como reserva de energía 
(Beopoulos et al., 2011).  
El acetil-CoA citosólico proviene de la glucólisis de azúcares tanto en los organismos 
oleaginosos como en los no oleaginosos. En los organismos definidos como oleaginosos, 
además de producirse el acetil-CoA a través de la glucólisis, existe una enzima capaz de 
convertir el citrato que proviene del ciclo de Krebs en acetil-CoA. Esta enzima es la ATP citrato 
liasa (ACL) cuyas dos subunidades están codificadas en organismos oleaginosos como Y. 
lipolytica por los genes ACL1 y ACL2, pero que no existen en S. cerevisiae ni en A. gossypii 
(Figura 2; Ratledge, 2002). La presencia de esta enzima es una de las diferencias establecidas 
entre organismos oleaginosos y no oleaginosos. La conversión de citrato en acetil-CoA en los 
organismos oleaginosos se ve incrementada cuando existe una limitación de nitrógeno en el 
medio. Así, la deficiencia de nitrógeno conlleva una disminución del AMP celular, incluido el 
mitocondrial, lo cual impide que se metabolice el isocitrato y que acaba provocando una 
acumulación de citrato en la mitocondria. El exceso de citrato mitocondrial es exportado al 
citosol y convertido en acetil-CoA que es finalmente utilizado como precursor en la síntesis de 
ácidos grasos (Ratledge, 2004). 
El malonil-CoA se forma a partir de acetil-CoA, por la acción de la enzima acetil-CoA 
carboxilasa, codificada por el gen ACC1. A continuación, la acción del complejo enzimático FAS, 
codificado por los genes FAS1 y FAS2, permite la condensación del acetil-CoA y el malonil-CoA 
para formar la cadena de carbonos saturada que está constituida por 14 o 16 carbonos 
dependiendo de la especie (Beopoulos y Nicaud, 2011).  
La elongación y desaturación de los ácidos grasos tiene lugar gracias a la acción de varias 
enzimas en el retículo endoplasmático. Se han identificado varias elongasas, codificadas por 
los genes ELO1, ELO2, ELO3, entre otras. Estas elongasas llegan a sintetizar ácidos grasos de 
hasta 26 carbonos, utilizando el malonil-CoA sintetizado por la acetil-CoA carboxilasa para 
agregar secuencialmente grupos de 2 carbonos a las cadenas sintetizadas por FAS. Las 
desaturasas son proteínas transmembrana hidrofóbicas que se encuentran ancladas al retículo 
endoplásmico. Las más comunes son la ∆9 y ∆12 desaturasa, que introducen un doble enlace 
en el noveno y duodécimo carbono de las cadenas de los ácidos grasos, respectivamente. En 
primer lugar actúa la ∆9 desaturasa, siendo esta clase de enzima la única capaz de insertar un 
doble enlace en un ácido graso saturado, comúnmente en los ácidos grasos C16:0 y C18:0; y en 
algunos casos en ácidos grasos de cadena larga como C24:0 y C26:0 (Ratledge, 2004). La ∆12 
desaturasa introduce un segundo doble enlace en el C18:1, produciendo C18:2. En algunos 
microorganismos existen otras desaturasas: ∆15 desaturasa que transforma el ácido linoleico 
en γ-linolénico (C18:3, n-3); la ∆6 desaturasa que sintetiza γ-linolénico  C18:3(n-3) y C18:4(n-3); 
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y la ∆5 que sintetiza los ácidos grasos araquidónico (ARA, C20:4(n-6)) y eicosapentanoico (EPA, 
C20:5(n-3)). 
1.3.2 Ruta de síntesis ‘ex novo’ de ácidos grasos  
La acumulación ‘ex novo’ de ácidos grasos se traduce como la incorporación de ácidos grasos 
presentes en el medio de cultivo a los cuerpos lipídicos. Estos sustratos pueden ser degradados 
para la obtención de energía o también modificados por el sistema celular de elongasas y 
desaturasas (Beopoulos et al., 2011). Las enzimas encargadas del transporte intracelular de los 
ácidos grasos y su activación para poder ser utilizados por la célula son las acil-CoA sintetasas, 
que están codificadas por los genes FAA1, FAA2, FAA3, FAA4 y FAT1, siendo este último 
identificado y caracterizado como responsable de la activación de los ácidos grasos de cadena 
larga en S. cerevisiae (Black y DiRusso, 2007). Los genes FAT se han caracterizado como los 
transportadores de AGL desde el exterior al interior celular, aunque la función de estos genes 
en algunos microorganimos no está definida y existen diferencias entre los genes FAT de S. 
cerevisiae y Y. lipolytica (DiRusso et al, 1999; Dulermo et al., 2014). Por otra parte, se ha 
descrito en S. cerevisiae la acil-CoA sintetasa codificada por el gen FAA1 como el principal 
activador de los ácidos grasos libres. El producto de esta reacción es el acil-CoA graso (o ácidos 
grasos libres activados) que es el intermediario metabólico que posteriormente se convierte 
en TG (Figura 2; DiRusso et al., 1999). FAA1 no solo activa los ácidos grasos libres exógenos, 
sino también los endógenos procedentes de la degradación de fosfolípidos, triglicéridos y 
esteroles (Koch et al., 2014). 
1.3.3 Ruta de biosíntesis de triglicéridos y formación de cuerpos lipídicos 
Los ácidos grasos formados tanto a través de la ruta biosintética ‘de novo’ como ‘ex novo’ se 
unen a una molécula de glicerol para formar triglicéridos. Dos moléculas de acil-CoA se unen 
secuencialmente por transesterificación a una molécula de glicerol-3-fosfato, formando el 
ácido fosfatídico. Este ácido fosfatídico puede activarse y formar fosfolípidos o defosforilarse a 
diacilglicerol (Ratledge, 2004; Natter y Kohlwein, 2013). En este último caso, el diacilglicerol 
puede dar lugar a fosfatidiletanolamina y fosfatidilcolina o ser utilizado como sustrato para la 
síntesis de triglicéridos. La última reacción enzimática para la formación de triglicéridos es la 
catalizada por diacilglicerol aciltransferasas codificadas por los genes DGA1 y LRO1 y en la que 
los diglicéridos se transforman en TG por la adición de otro grupo acil-CoA al diglicérido (Figura 
2; Dorval Courchesne et al., 2009). La aciltransferasa codificada por DGA1 es dependiente del 
acil-CoA y utiliza diferentes acil-CoA grasos (oleoil-CoA, palmitoil-CoA, etc) como sustrato 
uniéndolos a la molécula de diacilglicerol (Koch et al., 2014). Por otra parte, la acil transferasa 
codificada por LRO1 usa los fosfolípidos como donadores de acil-CoA.  En el caso de S. 
cerevisiae, DGA1 tiene una gran influencia en la acumulación total de lípidos aunque no es un 
gen esencial (Sandager et al., 2002). Tanto Dga1p como Lro1p se localizan en el retículo 
endoplasmático en S. cerevisiae y en Y. lipolytica, aunque Dga1p también ha sido localizada en 
los cuerpos lipídicos en Y. lipolytica (Athenstaedt y Daum, 2006).  
Los cuerpos lipídicos están formados por una monocapa de fosfolípidos que rodea un centro 
hidrófobico formado por los triglicéridos y los esteroles (Kohlwein et al., 2013). Durante 
muchos años se creyó que los cuerpos lipídicos eran simples formas de acumulación de lípidos, 
siendo orgánulos inertes en el interior celular. Sin embargo, ahora se sabe que en los cuerpos 
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lipídicos se produce la reutilización de los ácidos grasos almacenados y se han localizado 
proteínas en estos orgánulos que indican su participación en la formación de triglicéridos y en 
la formación de membranas y la proliferación celular (Ratledge, 2002; Natter y Kohlwein, 
2013). 
1.3.4 Ruta de degradación de ácidos grasos 
Los ácidos grasos almacenados en los cuerpos lipídicos pueden movilizarse para suplir 
carencias energéticas en la célula o en el caso de que se necesiten ácidos grasos para la 
formación de nuevas membranas celulares. En este proceso han sido identificadas, tanto en S. 
cerevisiae y en Y. lipolytica, dos lipasas que están codificadas por los genes TGL3 y TGL4. 
Además, en S. cerevisiae existe otro gen, TGL5, que es redundante y homólogo a TGL4 (Figura 
2). En este mismo organismo se ha identificado la enzima específica para la movilización de los 
esteroles que es codificada por TGL1 (Beopoulos et al., 2011).  
Después de que los ácidos grasos sean movilizados de los cuerpos lipídicos, son redirigidos al 
peroxisoma donde ocurre la degradación a través de la β-oxidación. No se conoce con 
exactitud cómo se produce este transporte aunque se ha sugerido que FAA2 o FAT1 están 
implicados (DiRusso et al., 1999). Una vez en el peroxisoma la β-oxidación  se produce por la 
acción de las enzimas catalizadas por los genes POX, PEX, POT. Los genes POX están presentes 
tanto en S. cerevisiae, POX1, como en Y. lipolytica donde existen 6 genes POX (Beopoulos et 
al., 2011). 
2. Ashbya gossypii 
2.1 Biología 
A. gossypii es un hongo filamentoso, descrito por primera vez en 1926 por Ashby y Nowel 
como Nematospora gossypii, que es un patógeno que en plantas de algodón y algunos cítricos 
de las zonas  subtropicales causa la estigmatomicosis (Ashby, 1926).  
Este hongo, taxonómicamente, pertenece al género Eremothecium aunque se considera 
correcta por uso común la denominación de Ashbya. Actualmente el género Ashbya está 
incluido en la familia Saccharomycetaceae por su proximidad filogenética con S. cerevisiae. Fue 
identificado como un hongo hemiascomiceto superproductor de riboflavina o vitamina B2, que 
es el compuesto responsable de su característico color amarillo. La capacidad de producir 
grandes cantidades de riboflavina motivó inicialmente la investigación sobre este hongo (Park 
et al., 2007; Wendland y Walther, 2005),  aunque actualmente también es utilizado como 
organismo modelo para el estudio del crecimiento polarizado de las hifas de los hongos 
miceliales (Wendland y Walther, 2005). 
Su ciclo de vida es asexual (se desconoce si posee  ciclo de vida sexual)  y comienza  a partir de 
una espora con forma aculeiforme, uninucleada y con un genoma haploide. Esta espora 
germina iniciando una fase de crecimiento isotrópico en la zona central (Figura 3) y durante la 
germinación, el núcleo se divide varias veces. Este estadio de diferenciación se observa, en 
condiciones óptimas de crecimiento, a las 8 horas de iniciarse el cultivo, tiempo en el que 
pueden ocurrir hasta 3 rondas de división nuclear. A continuación, ocurre un crecimiento 
 
polarizado que da lugar a la emergencia de una hifa que se separa de la célula germinal por un 
septo. El crecimiento polarizado continúa de manera bipolar de forma que en el polo contrario 
al que surgió la primera hifa, aparece una s
hifas laterales dando lugar al denominado micelio juvenil. 20 ó 24 horas después de la 
germinación, se forma el micelio maduro. Este micelio se caracteriza por crecimiento apical de 
las hifas en forma de Y. El ciclo celular termina cuando se forman nuevas esporas o se produce 
la autolisis de algunas hifas, lo que ocurre cuando se agotan los nutrientes. Las hifas se alargan 
y se forma un septo de manera que constituye el primer paso de formación de un saco 
esporífero que acaba aislándose de la hifa. El saco esporífero contiene habitualmente 12 
esporas aunque este número varía entre 8 y 16.
Figura 3. Ciclo de vida de Ashbya gossypii
son (a) esporas, (b) crecimiento isotrópico durante la germinación, (c) formación de las hifas y crecimiento 
polarizado bipolar, (d) micelio maduro y crecimiento apical en forma de Y, (
A. gossypii se ha convertido en un organismo modelo de estudio en el desarrollo de 
herramientas genéticas moleculares por su pequeño genoma (9,2 Mb) y porque más de un 95 
% de sus genes poseen un ortólogo en el organismo modelo 
gossypii ha sido completamente secuenciado por lo que se ha podido determinar que es el 
más pequeño identificado en un organismo eucariota, que está distribuido en siete 
cromosomas y que codifica para 4726 proteínas (Dietrich et al., 2
Al contrario que en otros hongos, pero a semejanza de las levaduras 
Schizosaccharomyces pombe
mediante recombinación homóloga (Wendland et al., 2000). La transformación con u
plásmido no es eficaz en A. gossypii
marcador de resistencia a G418 
ser estables en A. gossypii si se mantiene la presión selectiva. Esto
en el genoma de estas secuencias y su eficacia de transformación es menor que cuando se 
presentan secuencias que permiten la recombinación homóloga (Wright y Philippsen, 1991). 
Al utilizar la transformación genética como herrami
que las hifas de este organismo son multinucleadas, de manera que los primeros 
transformantes (transformantes primarios) son heterozigóticos y contienen tanto núcleos 
transformantes, como de tipo silvestre. Por 
transformantes primarios serán mezclas de esporas uninucleadas transformantes y silvestres. 
egunda, ambas se alargan y se ramifican en nuevas 
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El uso de marcadores de selección dominantes en la transformación permite seleccionar 
fácilmente las esporas uninucledas homozigóticas y obtener cepas con el genotipo mutante.  
2.2 Interés industrial 
El interés suscitado por A. gossypii debido a su capacidad de sintetizar riboflavina hizo que 
fuese el primer microorganismo utilizado en la producción biotecnológica industrial de la 
riboflavina o vitamina B2 (Kato y Park, 2012).  
La riboflavina es una sustancia amarilla que se usa como suplemento dietético, colorante 
(E101), aplicaciones farmacéuticas y en su forma menos pura como aditivo en alimentación 
animal. Se encuentra en alimentos como la leche, huevos y algunos vegetales. Aunque los 
primeros procesos industriales de producción de riboflavina se realizaban mediante síntesis 
química, éstos han sido han sido sustituidos en su totalidad por producción microbiológica 
mediante fermentación. Se estima que la producción global en el año  2015 fue de unas 9000 
toneladas (Schwechheimer et al., 2016). 
La riboflavina se produce actualmente utilizando A. gossypii y la bacteria Bacillus subtilis; 
siendo las empresas BASF y DSM respectivamente las que han desarrollado los procesos 
biotecnológicos (Stahmann et al., 2000).  A finales de la década de los 50, la empresa Merck 
estableció el primer proceso de producción de riboflavina biotecnológico utilizando 
Eremothecium ashbyii, pero debido a su inestabilidad genética fue sustituido por A. gossypii el 
cual relacionado filogenéticamente con esta especie pero es más estable genéticamente. En 
1990, la empresa BASF comenzó la producción a gran escala de la vitamina B2 utilizando A. 
gossypii. Actualmente la planta de producción se encuentra en Corea y se utiliza aceite vegetal 
como fuente de carbono para la producción. La cepa empleada produce al menos 20 g/L de 
riboflavina que precipita en el medio de fermentación en forma de cristales (Schwechheimer 
et al., 2016). Las cepas industriales productoras de riboflavina son objeto de continuos 
procesos de mejora tanto por mutagénesis aleatoria (Park et al., 2007) como por mutaciones 
dirigidas en diferentes genes diana (Jiménez et al., 2005). Las especiales propiedades de A. 
gossypii como organismo para la producción biotecnológica de vitamina a escala industrial ha 
suscitado el interés de utilizar este hongo filamentoso para la producción de otros productos 
biotecnológicos como biolípidos (Ledesma-Amaro et al., 2015a) y nucleótidos (Ledesma-Amaro 
et al., 2015b). 
2.3 Producción de lípidos en A. gossypii 
A. gossypii es un organismo que no se considera oleaginoso (Vorapreeda et al., 2012), puesto 
que la acumulación intracelular de lípidos en el tipo silvestre es de alrededor del 5 % en medio 
rico con glucosa como fuente de carbono (Ledesma-Amaro et al., 2014a). Sin embargo, este 
hongo es capaz de crecer en aceite como única fuente de carbono, llegando a acumular el tipo 
silvestre un 25 % de ácidos grasos en un medio con 2 % de ácido oleico y 1 % de glucosa 
(Ledesma-Amaro et al., 2014a). Estos dos fenómenos indican la existencia de un metabolismo 
lipídico muy activo en este hemiascomiceto. Por este motivo, se ha propuesto la utilización de 
A. gossypii como organismo productor de biolípidos.  
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Este trabajo se enmarca en una línea de investigación dirigida al estudio del metabolismo 
lipídico en A. gossypii con la finalidad de aumentar la síntesis de lípidos en este hongo y 
redirigirla hacia la producción ácidos grasos con interés industrial. Los ácidos grasos que A. 
gossypii sintetiza de forma natural se muestran en la Tabla 1 (Ledesma-Amaro et al., 2014b). 
Tabla 1. Ácidos grasos que se sintetizan en A. gossypii 
ÁCIDO GRASO NOMENCLATURA ESTRUCTURA 
Ácido tetradecanoico/ mirístico C14:0  CH3(CH2)12COOH 
Ácido delta-9-cis-hexadecénico/ 
palmitoleico 
C16:1  CH3(CH2)5CH=CH(CH2)7COOH 






Ácido cis-9-octadecenoico/ oleico C18:1  CH3(CH2)7CH=CH(CH2)7COOH 
Ácido octadecanoico/ esteárico C18:0  CH3(CH2)16COOH 
Ácido cis-11-eicosenoico C20:1  CH3(CH2)7CH=CH(CH2)9COOH 
Ácido eicosanoico/ araquídico C20:0  CH3(CH2)18COOH 
Ácido docosanoico/ behénico C22:0  CH3(CH2)20COOH 
Ácido cis-15-tetracosenoico/ nervónico C24:1 CH3(CH2)7CH=CH(CH2)13COOH 
Ácido tetracosanoico/ lignocérico  C24:0  CH3(CH2)22COOH 
Ácido cis-17-hexacosenoico C26:1  CH3(CH2)7CH=CH(CH2)15COOH 
Ácido hexacosanoico/cerótico C26:0  CH3(CH2)24COOH 
 
En A. gossypii se han estudiado con bastante detalle el catabolismo de ácidos grasos y los 
sistemas de elongación y desaturación de los mismos que determinan su perfil lipídico. El 
hecho de que A. gossypii no sea un hongo oleaginoso está en concordancia con la ausencia de 
genes ACL, de manera que en este microorganismo una limitación en el nitrógeno en el medio 
de cultivo no tiene como consecuencia un aumento de la síntesis de lípidos  (Ratledge, 2004). 
Por este motivo, la acumulación de lípidos es estudiada en condiciones de exceso de fuente de 
carbono en lugar de condiciones de limitación de nitrógeno. 
Los genes que codifican las enzimas implicadas en el catabolismo de ácidos grasos en A. 
gossypii son AgPOX1 (AER358c), AgFOX2 (AGL060W) y AgFOX3 (AFR302W). Estos genes, así 
como el resto de los incluidos en este trabajo, fueron identificados por su homología con los 
correspondientes en S. cerevisiae. La deleción del gen AgPOX1, implicado en el catabolismo de 
ácidos grasos, provoca un aumento de la acumulación intracelular de acidos grasos de 1,7 
respecto a la del tipo silvestre. La acumulación en los mutantes AgPOX1 aumenta a medida 
que transcurre el tiempo de cultivo mientras que en el tipo silvestre existe un aumento hasta 
los 3-4 días de cultivo y a partir de ese momento se mantiene constante o, incluso, disminuye 
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ligeramente. Sin embargo, cuando el medio con glucosa es suplementado con ácido oleico el  
mutante ∆pox1 es capaz de alcanzar un 70 % (total ácidos grasos con respecto al peso seco) de 





























El objetivo general de este trabajo es la producción de biolípidos con el hongo filamentoso 
industrial A. gossypii mediante la caracterización del metabolismo lipídico en A. gossypii y se 
enmarca en una línea de investigación que se dedica a la ingeniería metabólica de este hongo 
para la síntesis de compuestos de interés industrial como pueden ser nucleósidos, ácido fólico 
o riboflavina. 
Los objetivos específicos de este trabajo son: 
- Caracterización de la biosíntesis de ácidos grasos insaturados en A. gossypii, catalizada 
por las enzimas ∆9 desaturasa y regulada por el gen MGA2. Se propone aumentar la 
biosíntesis total de ácidos grasos en A. gossypii y reorientar esta síntesis hacia ácidos 
grasos con interés comercial como ácido linoleico y ricinoleico.  
- Caracterización de los genes implicados en la movilización de los triglicéridos en A. 
gossypii y bloqueo de esta movilización para incrementar la acumulación de lípidos.  
- Caracterización de los genes implicados en la ruta de acumulación ‘ex novo’ de A. 
gossypii con el fin de determinar si alguno de los genes de esta ruta puede controlar 
una etapa clave en la inducción de la acumulación de ácidos grasos.  
- Estudio de la producción y secreción de ácidos grasos libres en A. gossypii mediante la 
expresión citosólica de dos tioesterasas.  
- Caracterización de la regulación de la conversión de acetil-CoA en malonil-CoA 
catalizada por la enzima malonil-CoA sintetasa codificada por el gen ACC1 para 
intentar favorecer la síntesis ‘de novo’ de ácidos grasos.  
- Combinación de las distintas estrategias de activación de rutas lipidogénicas y del 





























Durante los últimos años, dado el creciente interés en la producción de biolípidos mediante 
fermentaciones microbianas, las rutas biosintéticas de producción de lípidos han sido 
caracterizadas total o parcialmente en distintos tipos de organismos incluyendo bacterias, 
levaduras, plantas y mamíferos.  
Nuestro grupo de investigación se ha centrado desde hace unos años en la caracterización de 
los genes que codifican para las enzimas implicadas en el metabolismo lipídico del hongo A. 
gossypii, la mayoría de los cuales han sido identificados mediante homología de secuencia con 
sus ortólogos en S. cerevisiae. De esta forma, nuestro grupo ha caracterizado recientemente el 
sistema de elongación y desaturación en A. gossypii, que determina el perfil lipídico (Ledesma-
Amaro et al., 2014b). Así mismo, el gen AgPOX1 (AER358c) codifica una de las enzimas 
peroxisomales implicadas en la degradación de ácidos grasos y mediante el bloqueo del 
catabolismo de ácidos grasos (Δpox1) se han conseguido cepas capaces de acumular enormes 
cantidades de aceite cuando A. gossypii se crece en medio suplementado con ácido oleico. 
Además se expresaron heterólogamente los genes ACL1 y ACL2 de Y. lipolytica en la cepa 
silvestre de A. gossypii y en la cepa  ∆pox1 con el fin de aumentar el contenido citoplasmático 
de acetil-CoA y fomentar así su transformación en triglicéridos. Los genes ACL catalizan la 
conversión de citrato en acetil-CoA y A. gossypii, al igual que S. cerevisiae, carece de estos 
genes (Ledesma-Amaro et al., 2014a). 
Por tanto, a pesar de que A. gossypii no es considerado un microorganismo oleaginoso, tanto 
su capacidad natural de crecer utilizando aceite como única fuente de carbono como de 
acumular cantidades notables de TG cuando crece en un medio suplementado con ácido 
oleico, hace que A. gossypii sea un buen candidato para manipular genéticamente e intentar 
redirigir el flujo de acetil-CoA a TG.  
El presente trabajo profundiza en la caracterización de los genes lipidogénicos de A. gossypii y 





1. BIOSÍNTESIS DE ÁCIDOS GRASOS INSATURADOS EN A. gossypii 
1.1 Caracterización de los genes OLE implicados en la biosíntesis de 
ácidos grasos monoinsaturados  
La presencia de ácidos grasos insaturados en las células eucariotas es esencial para su 
crecimiento (Stukey et al., 1989) y, por tanto, casi todos los organismos poseen enzimas 
capaces de introducir insaturaciones en los ácidos grasos. En A. gossypii, el perfil lipídico viene 
determinado fundamentalmente por la acción de dos elongasas y dos desaturasas (Figura 4). El 
complejo FAS sintetiza ácidos grasos de 16 o 18 átomos de carbono, C16:0 y C18:0. La elongasa 
codificada por el gen AgELO624 (AFR624W) añade hasta dos grupos de dos carbonos al ácido 
esteárico. La segunda elongasa, codificada por el gen AgELO586 (AFR586W) puede sintetizar 
hasta C20:0 y C22:0 como AgELO624, y además es capaz de añadir otros dos grupos de dos 
carbonos, llegando a sintetizar C24:0 y C26:0 (Ledesma-Amaro et al., 2014b). Sin embargo, las 
formas monoinsaturadas de estos ácidos grasos también están presentes en el perfil lipídico 
de A. gossypii, por lo que debe existir al menos una desaturasa ∆9 funcional (que cataliza la 
inserción del primer doble enlace en los ácidos grasos sintetizados por el complejo FAS) en 
este microorganismo. A diferencia de S. cerevisiae, que no posee actividad ∆12 desaturasa 
capaz de transformar C18:1 en C18:2, A. gossypii posee una ∆12 desaturasa codificada por el 
gen AgDES589 (AFR589C), que permite en este hongo la síntesis de pequeñas cantidades de 
ácido linoleico (C18:2).  
 
Figura 4. Sistema de elongación y desaturación de ácidos grasos en A. gossypii. FAS: sintasa de ácidos grasos, 
AgELO624: elongasa, AgELO586: elongasa, ∆9: ∆9 desaturasa, AgDES589: ∆12 desaturasa. 
S. cerevisiae tiene un único gen que codifica para una ∆9 desaturasa, pero en otros organismos 
como rata, ratón, Drosophila y Arabidopsis han sido identificados dos o más genes capaces de 
desarrollar esta función (Thiede et al., 1986; Wicker-Thomas et al., 1997; Ntambi et al., 1988; 
Fukuchi-Mizutani et al., 1998). A. gossypii posee dos presuntos genes que codifican enzimas 
con actividad ∆9 desaturasa, que fueron identificados por su homología con el gen OLE1 de S. 
cerevisiae. Con el objetivo de determinar si los genes que codifican para las ∆9 desaturasas son 
esenciales para el crecimiento de A. gossypii y su influencia en el perfil lipídico, así como en la 
acumulación total de ácidos grasos, se procedió a la caracterización de los genes AgOLE1 




























En primer lugar, la función ‘in vivo’ de las enzimas que codifican estos genes fue caracterizada 
a través de su expresión en el organismo modelo S. cerevisiae. A continuación, para estudiar 
las posibles diferencias existentes en la actividad o función entre ambas enzimas, se 
construyeron cepas de A. gossypii en las que se delecionaron o se sobreexpresaron AgOLE1 
y/o AgOLE2, analizándose a continuación su perfil lipídico. Por último, también se estudió la 
expresión cuantitativa y temporal de ambos genes con el fin de determinar la existencia de 
patrones de expresión diferenciales.  
1.1.1 Caracterización funcional de las dos presuntas ∆9 desaturasas de A. gossypii en S. 
cerevisiae 
Para confirmar la función ‘in vivo’ de las dos supuestas ∆9 desaturasas, se realizaron 
experimentos de complementación heteróloga con los genes AgOLE1 y AgOLE2 de A. gossypii 
en la cepa de S. cerevisiae Y1306, que tiene delecionado el gen ScOLE1 (∆ole1: MATa ole1∆ 
his3∆0 leu2∆0 met15∆0 ura3∆0; Stukey et al., 1989). La cepa haploide Y1306 no puede crecer 
en un medio de cultivo carente de ácidos grasos insaturados y, por tanto, ScOLE1 es un gen 
esencial (Stukey et al., 1989). La cepa ∆ole1 fue transformada con vectores que contienen bien 
el gen AgOLE1 (JR3775; ∆ole1/AgOLE1) o el gen AgOLE2 (JR3783; ∆ole1/AgOLE2). Mientras 
que las cuatro cepas ensayadas son capaces de crecer en un medio suplementado con ácido 
oleico (Figura 5, panel derecho), sólo los transformantes ∆ole1/AgOLE1 y ∆ole1/AgOLE2 son 
capaces de crecer en medio carente de ácido oleico (Figura 5, panel izquierdo).               
 
Figura 5. Crecimiento de las cepas ∆ole1/pESC-LEU2, ∆ole1/pESC-URA3, ∆ole1/AgOLE1 y ∆ole1/AgOLE2 de S. 
cerevisiae en SC sin ácido oleico (panel izquierdo) y en medio SC suplementado con 1 % de ácido oleico (panel 
derecho).  
Estos resultados demuestran que tanto el gen AgOLE1 como el gen AgOLE2 de A. gossypii son 
capaces de complementar la mutación ∆ole1 de S. cerevisiae y sugieren que ambos codifican 
para enzimas con actividad ∆9 desaturasa.  
Para analizar con mayor detalle la complementación de la mutación ∆ole1 en S. cerevisiae, se 
determinó el crecimiento de estos transformantes en medio líquido SC, carente de ácido 
oleico. Como se observa en la Figura 6, el transformante que expresa el gen AgOLE1 muestra 







Aunque la diferencia en la capacidad de crecimiento entre ambos transformantes pudiera ser 
debida a una expresión diferencial de los genes, también es posible que ambos genes 
codifiquen ∆9 desaturasas con diferentes características cinéticas o especificidad de sustrato. 
 
Figura 6. Curva de crecimiento de las cepas de S. cerevisiae ∆ole1, ∆ole1/AgOLE1 y ∆ole1/AgOLE2 cultivadas en 
YPD. Los valores se expresan en función de la densidad óptica (O.D.). 
El análisis del perfil lipídico por cromatografía de gases acoplada a un espectrómetro de masas 
(GC-MS) de los ácidos grasos de cultivos de las cepas de S. cerevisiae transformadas con los 
genes AgOLE1 y AgOLE2 muestra la presencia de C18:1 y C16:1 de igual forma que en la cepa 
parental diploide y confirma que ambos genes expresan enzimas con actividad ∆9 desaturasa 
en la levadura (Figura ). Se observa una notable diferencia entre el perfil de la cepa silvestre y 
las que expresan los genes de A. gossypii. Esto puede ser debido a que en A. gossypii el ácido 
graso mayoritario es el ácido oleico, y cabe esperar que las ∆9 desaturasas muestren mayor 
especificidad de sustrato por el C18:0 que por el C16:0. Sin embargo, en S. cerivisiae, la 
proporción de C16:0 y C16:1 con respecto al total de ácidos grasos es mucho mayor que en 
Ashbya, y parece que las desaturasas codificadas por AgOLE1 y AgOLE2 no son capaces de 
incorporar un doble enlace en el ácido palmítico en la misma magnitud que su homólogo en 
Saccharomyces. Además, nuestros resultados confirman que el gen OLE1 es esencial para el 



























Figura 7. Perfil de ácidos grasos de cepas transformantes de S. cerevisiae portadoras de los genes AgOLE1 
(∆ole1/AgOLE1) o AgOLE1 (∆ole1/AgOLE2) cultivadas en medio rico YPD durante 3 días. Los valores de cada 
especie de ácido graso están expresados como porcentaje con respecto al total de ácidos grasos de cada cepa. Los 
resultados son la media de dos experimentos independientes con su respectiva desviación estándar. 
1.1.2 Deleción y sobreexpresión de los genes OLE en A. gossypii 
La presencia en A. gossypii de dos genes que codifican enzimas que catalizan la primera 
reacción de insaturación de C16:0 y C18:0 plantea la posibilidad de que su función sea 
redundante o de que tengan funciones biológicas especializadas. Para intentar resolver esta 
cuestión, se construyeron cepas de A. gossypii donde los genes OLE se delecionaron o sobre-
expresaron de manera independiente o simultáneamente. Para la sobreexpresión, se sustituyó 
el promotor nativo de cada uno de los genes por el promotor constitutivo del gen que codifica 
la glicerol-3-fosfato deshidrogenasa (GPDp; Ledesma-Amaro et al., 2014a). Esto permite no 
solo aumentar la expresión sino evitar posibles mecanismos negativos de regulación a nivel 
transcripcional. Siguiendo esta estrategia se construyeron las cepas: A407 (∆ole1), A408 
(∆ole2), A409 (GPDp-OLE1), A412 (GPDp-OLE2), A476 (∆ole2∆ole1) y A545 (GPDp-OLE1, GPDp-
OLE2).  
Mientras que las cepas que sobreexpresan individual o simultáneamente los genes AgOLE1 y 
AgOLE2 y el deletante ∆ole2 presentan una morfología y tasa de crecimiento similares a las de 
tipo silvestre A4, el mutante ∆ole1  es incapaz de crecer en un medio de cultivo carente de 
ácidos grasos insaturados (ácido oleico; Figura 8).  
Para encontrar una explicación a por qué OLE1 es un gen esencial en A. gossypii, mientras que 
OLE2 no lo es, se determinaron los niveles de expresión de ambos genes, es decir, la 
abundancia de transcritos de AgOLE1 y AgOLE2 en la cepa de tipo silvestre (A4). Como se 
puede ver en la Figura 9, en la cepa A4 de tipo silvestre, la actividad transcripcional de AgOLE1 
es significativamente mayor que la de AgOLE2. Para ambos genes, los niveles de transcripción 

































sugieren que la síntesis de ácidos grasos insaturados es más activa en la fase estacionaria de 
crecimiento que en la fase logarítmica. 
 
Figura 8. Crecimiento de las cepas mutantes en los genes OLE en medio MA2 (panel izquierdo) y MA2 
suplementado con un 2 % de ácido oleico (panel derecho). 
 
 
Figura 9. Análisis transcripcional de los genes AgOLE1 y AgOLE2 en el tipo silvestre. Los resultados son la media 
de tres experimentos independientes con su respectiva desviación estándar. 
Nuestros resultados sugieren que en A. gossypii, el gen AgOLE1 codifica la principal ∆9 
desaturasa mientras que AgOLE2 codifica para una actividad ∆9 desaturasa minoritaria, que no 
es suficiente para proporcionar la cantidad necesaria de ácidos grasos monoinsaturados para 
que los mutantes  ∆ole1 puedan crecer sin una fuente adicional de ácido oleico. Se puede 
concluir, por tanto, que en A. gossypii únicamente AgOLE1 es esencial para el crecimiento en 
ausencia de ácidos grasos insaturados en el medio.   
A pesar de que en otros microorganismos se hayan identificado varias enzimas capaces de 
insertar la primera insaturación en los ácidos grasos saturados (por ejemplo, en M. alpina se 
han identificado tres ∆9 desaturasas, de las cuales dos son esenciales; Mackenzie et al., 2002; 
Sakuradani et al., 2010), la presencia de dos ∆9 desaturasas en A. gossypii sugiere la 
posibilidad de que AgOLE2 tenga alguna otra función. De hecho, resulta raro encontrar 
duplicaciones de genes en A. gossypii que no aparezcan en S. cerevisiae, y este último 





































1.1.3 Producción de lípidos de las cepas mutantes en los genes OLE 
A continuación, se analizó el perfil lipídico de las cepas que tienen delecionado o 
sobreexpresan OLE1 y OLE2. Como se observa en la Tabla 2, las cepas que sobreexpresan 
AgOLE1 (GPDp-OLE1 y GPDp-OLE1, GPDp-OLE2) acumulan aproximadamente un 20-40 % más 
de ácidos grasos totales que el tipo silvestre (5 %). Por el contrario, la cepa que sobreexpresa 
OLE2 acumula aproximadamente la misma cantidad de ácidos grasos que el tipo silvestre 
(Tabla 2). 
Tabla 2. Cuantificación de ácidos grasos totales en las cepas de A. gossypii modificadas en los genes OLE y 
cultivadas en medio MA2 8G durante 3 días. La cepa Δole1 no se analizó debido a su incapacidad de crecer en 
este medio de cultivo. Los resultados son la media de dos experimentos independientes junto con la desviación 
estándar. 
Cepa Total ácidos grasos/peso seco (%) 
A4 (WT) 5,3 ± 0,4 
A408 (∆ole2) 4,7 ± 0,8 
A409 (GPDp-OLE1) 7,4 ± 0,9 
A412 (GPDp-OLE2) 5,9 ± 0,5 
A545 (GPDp-OLE1, GPDp-OLE2) 6,4 ± 0,2 
 
Así mismo, el perfil lipídico de las cepas modificadas en los genes AgOLE1 y AgOLE2 muestra 
algunas diferencias con respecto al tipo silvestre (Figura ). Atendiendo a la especificidad de 
estas dos enzimas, ambas muestran preferencia por el ácido esteárico como sustrato sobre el 
ácido palmítico (siendo el esteárico mucho más abundante en A. gossypii). Comparando la 
actividad de ambas desaturasas, se observó que la enzima codificada por AgOLE1 muestra 
mayor especificidad por C16:0 como sustrato que la enzima codificada por AgOLE2.  La cepa 
∆ole2 presenta un mayor porcentaje de C16:1, de manera que cuando la única desaturasa 
activa en A. gossypii es la codificada por AgOLE1, el ácido palmítico se convierte en 
palmitoleico de manera más efectiva que cuando ambas desaturasas están activas. Este 
resultado sugiere una mayor especificidad de AgOle1p en la insaturación del ácido palmítico 
que AgOle2p.  
 Cuando se sobreexpresan los dos genes (GPDp-OLE1, GPDp-OLE2), el porcentaje de ácido 
oleico disminuye respecto al total de ácidos grasos mientras que aumenta el de ácido linoleico. 
En esta cepa, los ácidos grasos de cadena larga C24:0 y C26:0, así como sus formas 
monoinsaturadas, se sintetizan en mayor proporción que en la cepa silvestre. Esto sugiere que 
existe una relación entre una mayor actividad de ambas desaturasas y una mayor capacidad de 
síntesis de ácidos grasos de cadena larga; así como también un moderado efecto sobre su 





Figura 10. Perfil de ácidos grasos de cepas de A. gossypii modificadas en los genes OLE y cultivadas en MA2 8G 
durante 3 días. Los valores de cada especie de ácido graso están expresados como porcentaje con respecto al 
total de ácidos grasos de cada cepa. La cepa Δole1 no se analizó debido a su incapacidad de crecer en este medio 
de cultivo. Los resultados son la media de dos experimentos independientes. Los resultados son la media de dos 
experimentos independientes con su respectiva desviación estándar. 
Estos resultados muestran que la sobreexpresión de AgOLE1 no sólo influye en el perfil 
lipídico, sino que también aumenta el contenido total de ácidos grasos, de acuerdo con 
anteriores publicaciones (Qiao et al., 2015). Aunque los primeros estudios sobre la 
insaturación de ácidos grasos en células eucariotas no consideraron este paso como una diana 
para incrementar la capacidad total de síntesis de ácidos grasos en S. cerevisiae (Tehlivets et 
al., 2007; Beopoulos et al, 2011), trabajos posteriores en Y. lipolytica han propuesto que la 
etapa catalizada por la ∆9 desaturasa es un punto de control clave en la acumulación de TG, 
junto con las reacciones controladas por la actividad enzimática de las proteínas codificadas 
por los genes ACC1 y DGA1 (Qiao et al., 2015). De hecho, uno de los valores máximos descritos 
de acumulación de ácidos grasos en Y. lipolytica, en condiciones de fermentación (55 g/l), se 
ha conseguido en una cepa que combina la sobreexpresión de los genes YlACC1, YlDGA1 y la 
∆9 desaturasa presente en este organismo (Qiao et al., 2015). 
Por otro lado, las diferentes especificidades de las desaturasas presentes en A. gossypii (tanto 
AgOle1p como AgOle2p muestran mayor especificidad por el esteárico que por el palmítico, y 
AgOle1p muestra mayor especificidad por palmítico que AgOle2p) puede responder al hecho 
de que en A. gossypii se sintetiza una mayor cantidad de ácido esteárico que de palmítico 
(Ledesma-Amaro et al., 2014b). Estas diferencias de especificidad también han sido observadas 
en otros microorganimos. Por ejemplo, de las dos desaturasas identificadas en Aspergillus 
nidulans, sdeA muestra mayor especificidad por el ácido esteárico mientras que sdeB es más 
específica para el ácido palmítico (Wilson et al., 2004). En M. alpina, donde se han identificado 
hasta tres ∆9 desaturasas, dos de ellas muestran mayor especificidad por la insaturación del 





































como sustrato (Mackenzie et al., 2002).  De forma similar, de las tres ∆9 desaturasas que han 
sido caracterizadas en Cunninghamella echinulata, una muestra mayor preferencia por la 
transformación de C16:0 a C16:1 que las otras dos (Wan et al., 2013). 
Las diferencias observadas en el perfil de ácidos grasos entre el tipo silvestre y la cepa 
GPDpOLE1, GPDpOLE2, en lo que concierne al ácido linoleico, se deben probablemente a que 
el ácido oleico se transforma en linoleico gracias a la presencia de una enzima ∆12 desaturasa. 
Por tanto, se puede deducir que la activación de la primera reacción enzimática de 
introducción de una insaturación en el ácido esteárico por la acción de las ∆9 desaturasas 
acelera la síntesis de linoleico.  
Sorprendentemente, las diferencias en el perfil de ácidos grasos cuando se sobreexpresan 
individual y simultáneamente los genes AgOLE1 y AgOLE2 no son tan significativas como se 
esperaba en un principio. Nuestros resultados muestran que se aumenta ligeramente la 
síntesis de linoleico y de ácidos grasos de cadena larga, pero no se observa un aumento 
notable del porcentaje de ácidos grasos monoinsaturados. Esto parece indicar que además de 
una posible regulación transcripcional (que nosotros hemos eliminado al someter a AgOLE1 y a 
AgOLE2 al control del promotor constitutivo fuerte GPDp), existe otro tipo de regulación a 
nivel post-transcripcional, tal y como se ha descrito en S. cerevisiae para el gen OLE1 
(Kandasamy et al. 2004). Cabe también la posibilidad de que exista una regulación de las 
enzimas AgOle1p y AgOle2p bien mediante modificaciones  post-traduccionales o regulación 
de la actividad enzimática por algún metabolito y/o proteína reguladora.  
1.1.5 Efecto de la sobreexpresión de AgOLE1 y AgOLE2 y de la deleción de los genes AgPOX1 
y AgDES589 en la producción de lípidos 
El siguiente paso lógico en un proyecto de ingeniería metabólica es la combinación de las 
modificaciones más favorables encontradas hasta esta punto con otras previamente obtenidas 
en el laboratorio. De esta forma, se ha estudiado el efecto en la acumulación intracelular de 
lípidos de la sobreexpresión del gen AgOLE1 (o bien AgOLE1, AgOLE2), con los mutantes ∆pox1 
y Δdes589. 
Trabajos previos de nuestro grupo han demostrado que los mutantes ∆pox1, bloqueados en la 
ß-oxidación de ácidos grasos, acumulan grandes cantidades de ácidos grasos (hasta un 70 % 
con respecto al peso seco; Ledesma-Amaro et al., 2014a). Por ello, con el fin de comprobar si la 
sobreexpresión AgOLE1 es capaz de incrementar aún más los niveles de acumulación  de 
∆pox1 se construyó la cepa GPDp-OLE1, ∆pox1  (A622).  
A. gossypii sólo posee una ∆12 desaturasa que está codificada por el gen AgDES589 de forma 
que A. gossypii no es capaz de sintetizar ácido linoleico cuando se deleciona este gen 
(Ledesma-Amaro et al., 2014b). Por otra parte, se ha descrito que en S. cerevisiae la adición de 
los ácidos grasos C18:1 y C16:1 al medio de cultivo reprime la expresión del gen ScOLE1; 
curiosamente, la adición exógena de ácido linoleico también reprime la expresión 
transcripcional de este gen aún cuando esta levadura no es capaz de sintetizar ácido linoleico 
(McDonough et al., 1992). Este resultado plantea la posibilidad de que la síntesis de ácido 
linoleico en A. gossypii regule negativamente la expresión del gen AgOLE1 y, en consecuencia, 
limite la acumulación total de ácidos grasos. Para explorar esta posibilidad se construyó una 
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cepa portadora de la deleción del gen AgDES589 (∆des589) y que, por tanto, es incapaz de 
sintetizar ácido linoleico y se analizó su efecto sobre la acumulación de ácidos grasos totales en 
los diferentes fondos genéticos que sobreexpresan OLE1.  
Los resultados del análisis de lípidos acumulados por las distintas cepas ensayadas se 
realizaron en medio líquido MA2 8G (medio MA2 con 8% de glucosa) durante 3 días (fase 
exponencial) o 7 días (fase estacionaria) de crecimiento (Tabla 3).    
Tabla 3. Ácidos grasos totales en las cepas de A. gossypii cultivadas en MA2 8G durante 3 y 7 días. Los valores se 
expresan como porcentaje con respecto al peso seco. Los resultados son la media de dos experimentos 




(%), 3 días  
Total ácidos 
grasos/peso seco 
(%), 7 días 
A4 (WT) 5,3 ± 0,4 5,0 ± 0,1 
A328 (∆des589) 6,6 ± 0,1 4,5 ± 1,1 
A355 (∆pox1) 6,4 ± 1,4 7,1 ± 1,1 
A409 (GPDp-OLE1) 7,4 ±0,9 6,2 ± 0,7 
A545 (GPDp-OLE1, GPDp-OLE2) 6,4 ± 0,2 4,8 ± 0,2 
A559 (∆des589, GPDp-OLE1)   5,2 ± 0,2 4,8 ± 0,2 
A622 (∆pox1, GPDp-OLE1) 7,0 ± 0,3 6,6 ± 0,3 
 
Paradójicamente, a pesar de que tanto la mutación ∆des589 como la sobreexpresión GPDp-
OLE1 de forma individual aumentan la acumulación de ácidos grasos, cuando las cepas son 
portadoras de las dos mutaciones (∆des589, GPDp-OLE1) simultáneamente, se produce una 
disminución de los ácidos grasos totales, que llegan a ser equivalentes a los niveles del tipo 
silvestre (Tabla 3). 
De forma similar, el perfil de ácidos grasos de la cepa ∆des589, GPDp-OLE1 también es 
parecido al del tipo silvestre, con la diferencia del ácido linoleico, que no se produce en esta 
cepa (Figura 11). Estos resultados sugieren que, a diferencia de S. cerevisiae, el ácido linoleico 
C18:2 no ejerce un efecto negativo sobre la expresión de AgOLE1. Por el contrario, parece que 
la síntesis de ácido linoleico es un requerimiento para que se produzca el efecto positivo que 
tiene la sobreexpresión de AgOLE1 sobre la acumulación de ácidos grasos. Aun así, la mayor 
acumulación (25%) de ácidos grasos que muestra la cepa ∆des589 respecto al tipo silvestre 
(Tabla 3), sugiere que el sistema de regulación de los ácidos grasos podría ser más complicado 
y depender del equilibrio existente entre los ácidos grasos con diferentes patrones de 
insaturación. A este respecto se ha descrito que, en S. cerevisiae, el gen OLE1 está regulado a 
nivel transcripcional y juega un papel crucial en la estabilidad de su mRNA. De esta forma, aun 
estando este gen bajo el control de un promotor constitutivo fuerte (nosotros hemos utilizado 
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el promotor GPDp), la síntesis de lípidos puede estar inhibida en este último paso mediante 
otros procesos regulatorios (Kandamasy et al., 2004). Por tanto, nuestros resultados sugieren 
que AgOLE1 no sólo determina el perfil de ácidos grasos en A. gossypii, sino que también juega 
un papel fundamental en la regulación de la síntesis de lípidos.  
 
Figura 11. Perfil de ácidos grasos en las cepas de A. gossypii cultivadas en MA2 8G durante 3 días. Los valores de 
cada especie de ácido graso están expresados como porcentaje con respecto al total de ácidos grasos. Los 
resultados son la media de dos experimentos independientes junto a la desviación estándar. 
Tampoco la deleción ∆pox1 ejerce ningún efecto significativo sobre las cepas que 
sobreexpresan los genes OLE. El contenido total de ácidos grasos es un 30 % mayor en la cepa 
∆pox1, GPDp-OLE1 que en el tipo silvestre tanto a 3 como a 7 días de cultivo, pero tras 7 días 
no supera el contenido de la cepa ∆pox1 (Tabla 3). De hecho, el perfil lipídico de la cepa ∆pox1, 
GPDp-OLE1 es muy similar al de la cepa GPDp-OLE1, GPDp-OLE2 (Figura 11). No obstante, la 
síntesis de ácido linoleico y de ácidos grasos de cadena larga aumenta ligeramente, y el ácido 
oleico y palmitoleico disminuyen en su abundancia relativa al total de ácidos grasos en la cepa 
∆pox1, GPDp-OLE1 con respecto a las cepa tipo silvestre y ∆pox1. 
Además, realizamos experimentos donde el medio de cultivo se suplementa con un 2 % de 
ácido oleico realizados para confirmar si la causa de que no aumenten los niveles de ácidos 
grasos totales cuando se combinan las mutaciones OLE con las POX o DES589 es debida a una 
represión de los genes lipidogénicos inducida por un aumento de los ácidos grasos mono-
insaturados.  
Como se observa en la Tabla 4, en presencia de ácido oleico en el medio, la cepa GPDp-OLE1, 
GPDp-OLE2 acumula menos ácidos grasos que la cepa de tipo silvestre. Por el contrario, la cepa 







































contenido intracelular de lípidos un 5 % respecto al silvestre, pero sin llegar a alcanzar los 
valores de la cepa ∆pox1 (Tabla 4). 
Tabla 4. Total de ácidos grasos en las cepas de A. gossypii cultivadas en MA2 1G2O durante 3 días. Los valores se 
expresan en porcentaje con respecto al peso seco. Los resultados son la media de dos experimentos 
independientes con su respectiva desviación estándar. 
Cepa Total ácidos grasos/peso seco (%) 
A4 (WT) 20,1 ± 1,5 
A328 (∆des589) 19,1 ± 1,4 
A355 (∆pox1) 28,1 ± 0,4 
A545 (GPDp-OLE1, GPDp-OLE2) 15,2 ± 0,2 
A559 (∆des589, GPDp-OLE1)   19,5 ± 1,7 
A622 (∆pox1, GPDp-OLE1) 24,5 ± 1,2 
 
Estos resultados ponen de manifiesto la estricta regulación existente en A. gossypii con 
respecto a la homeostasis de lípidos, puesto que aún cuando las modificaciones individuales 
aumentan hasta un 40 % la acumulación de lípidos con respecto al silvestre, la combinación de 
ambas no tienen efectos aditivos. Esto se debe muy probablemente a una regulación por 
retroalimentación negativa de enzimas clave como Acc1p y Dga1p, bien sea por fosforilación 
como se ha descrito recientemente para Acc1p (Hofbaouer et al., 2014) o por otros 
mecanismos. Esta hipótesis está apoyada por los resultados obtenidos al cultivar las cepas en 
medio suplementado con ácido oleico: la acumulación de lípidos en la cepa GPDp-OLE1, GPDp-
OLE2 disminuye un 5 % con respecto al tipo silvestre. Esta disminución está inducida 
probablemente tanto por la activación de la degradación de ácidos grasos como por la 
represión de los genes implicados en la síntesis y acumulación de lípidos. Así mismo, tras 
bloquear la β-oxidación de ácidos grasos (en la cepa ∆pox1, GPDp-OLE1), el contenido total de 
lípidos aumenta y alcanza los valores del tipo silvestre, pero no los de la cepa ∆pox1, 
sugiriendo que cuando AgOLE1 y AgOLE2 están sobreexpresados y existe ácido oleico en el 
medio, se activa la degradación de ácidos grasos. Podemos por tanto deducir que en presencia 
de ácidos grasos monoinsaturados en el medio los genes lipidogénicos están reprimidos 
cuando se sobreexpresa AgOLE1.  
Como resumen de este apartado, se puede concluir a partir de estos resultados que los ácidos 
grasos insaturados (en su forma activada) son los principales responsables de la regulación de 
los genes implicados en la síntesis de lípidos. A una conclusión similar se ha llegado en Y. 
lipolytica, donde se ha propuesto que el palmitoil-CoA y el estearoil-CoA inhiben el gen ACC1 
(Qiao et al., 2015). En A. gossypii, cuando el ácido oleico está presente en grandes cantidades 
intracelulares y las dos ∆9 desaturasas están expresadas de forma constitutiva y fuerte, la 
homeostasis de lípidos se mantiene activando la degradación de ácidos grasos. Cuando esta 
degradación está bloqueada, el fenotipo silvestre se recupera. Además, la inserción del primer 
doble enlace en los ácidos grasos esteárico y palmítico es un paso limitante en la ruta 
biosintética de lípidos en A. gossypii. Los ácidos grasos monoinsaturados ejercen una 
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retroalimentación negativa en la biosíntesis de lípidos, tanto cuando se incorporan de manera 
exógena a la célula como cuando se sintetizan ‘de novo’.  
Siguiendo nuestro objetivo de maximizar la biosíntesis de lípidos en A. gossypii, nuestro 
siguiente paso fue la identificación y caracterización del gen AgMGA2, que se ha descrito 
previamente como el principal responsable de la regulación del gen OLE1 en S. cerevisiae 




1.3 Producción de ácido linoleico y ricinoleico en A. gossypii mediante la 
expresión de una desaturasa/hidroxilasa de C. purpurea (CpFAH12)  
El ácido linoleico (ácido (cis 9, cis 12)-octadec-9,12-dienoico, C18:2) es uno de los 
denominados ácidos grasos omega-6 y es esencial en la dieta humana. Se encuentra 
habitualmente en aceites vegetales, huevos y carne de pollo. Además de su importancia en la 
industria alimentaria, se usa también en cosméticos. El ácido ricinoleico (ácido (R)-12-
hidroxioctadec-cis-9-enoico, C18:1-OH) es un ácido graso con un grupo hidroxilo en el carbono 
12 y con muchas aplicaciones en la industria química. Tanto este ácido graso como sus 
derivados se usan en la industria alimentaria (aditivo), textil (surfactantes, pigmentos), 
papelera, plástica (plastificante, películas), cosmética (desodorante, emulsificante), 
electrónica, farmaceútica, etc. Además, recientemente se ha probado como sustitutivo de los 
componentes sulfurosos en su función de aditivos lubricantes en el diesel y el biodiesel 
(Beopoulos et al., 2013). 
El ácido ricinoleico se extrae habitualmente del aceite de ricino, que proviene de las semillas 
de la planta Ricinus communis, donde se acumula en forma de TG, alcanzando el 90 % con 
respecto al total de ácidos grasos. Sin embargo, el ricino, una potente toxina que se acumula 
en altas cantidades en estas semillas, hace que no sea una planta con la que se pueda trabajar 
por los riesgos que conlleva para la salud humana. Fue en esta planta donde se identificó la 
hidroxilasa que añade el grupo hidroxilo al ácido oleico, por su homología con las desaturasas 
de ácidos grasos. Esta hidroxilasa se denominó RcFAH12 (Van de Loo et al., 1995). La 
producción de ácido ricinoleico se ha intentado en Arabidopsis thaliana, y en los organimos 
modelo S. cerevisiae y S. pombe. El hecho de que estas especies no sean consideradas 
oleaginosas, ha reducido notablemente la producción total conseguida. Por este motivo, 
especies como Y. lipolytica se han propuesto como viables para la producción de ácido 
ricinoleico. En S. cerevisiae, la expresión de RcFAH12 consiguió una acumulación de ácido 
ricinoleico del 10 % con respecto al total de ácidos grasos (Mavraganis et al., 2010). En S. 
pombe, la expresión de la hidroxilasa de R. communis junto a la deleción de determinadas 
lipasas intracelulares, consiguió una acumulación del 53 % de ácido ricinoleico con respecto al 
total de ácidos grasos (Holic et al., 2012).  
Aparte de la producción de ácido ricinoleico a partir de semillas de ricino, Claviceps purpurea 
es un hongo patógeno que causa cornezuelo en cultivos de cereales, y ha sido objeto de 
interés científico porque es capaz de acumular hasta un 50 % de ácido ricinoleico con respeto 
al total de ácidos grasos. La hidroxilación del ácido oleico se cataliza por la acción de la enzima 
codificada por el gen CpFAH12, la cual introduce un grupo hidroxilo en el carbono 12 del ácido 
oleico (Mavraganis et al., 2010; Meesapyodsuk y Qiu, 2008). Esta hidroxilasa tiene una doble 
función, ya que además de introducir el grupo hidroxilo, puede introducir un doble enlace en 
el mismo carbono, convirtiendo el ácido oleico en linoleico. Esta enzima se ha utilizado 
previamente en Y. lipolytica para sintetizar ácido ricinoleico (Beopoulos et al., 2014).  
Como ya se ha mencionado con anterioridad, A. gossypii acumula grandes cantidades de 
ácidos grasos, mayoritariamente (más del 60 %) C18:1, que puede transformarse en C18:2 por 
mediación de la ∆12 desaturasa codificada por el gen AgDES589 (Ledesma-Amaro et al., 
2014b). De hecho, la síntesis de ácido linoleico aumenta cuando se sobreexpresan los dos ∆9 
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desaturasas codificadas por los genes AgOLE1 y AgOLE2, puesto que se estimula la conversión 
de C18:0 a C18:1 y en consecuencia la conversión de C18:1 a C18:2 (como se ha descrito en los 
apartados anteriores). No obstante, no se ha identificado en A. gossypii una hidroxilasa que 
introduzca de forma eficaz un grupo hidroxilo en el ácido linoleico para convertirlo en ácido 
ricinoleico. Con el objetivo de aumentar la producción de linoleico y sintetizar ácido ricinoleico 
en A. gossypii, se estudió el efecto de la expresión heteróloga del gen CpFAH12, que codifica 
para una hidroxilasa/desaturasa en C. purpurea (Mavraganis et al., 2010 Meesapyodsuk y Qiu, 
2008).  
1.3.1 Expresión heteróloga de CpFAH12 en el tipo silvestre de A. gossypii 
Para la expresión heteróloga de CpFAH12 se utilizaron dos estrategias. Por un lado, se sometió 
al gen bajo el control del promotor fuerte y constitutivo GPDp descrito en los apartados 
anteriores (cepa A537; GPDp-CpFAH12). Alternativamente, también se utilizó el promotor 
inducible por acetato ICLp (Umemura et al., 1995), para prevenir la toxicidad potencial de la 
síntesis de grandes cantidades de ácido ricinoleico (cepa A538: ICLp-CpFAH12). Para la 
inducción con acetato las células fueron crecidas en primer lugar en MA2 8G, para después ser 
transferidas a un medio con la misma composición que el MA2 pero con un 2 % de acetato 
sódico, en lugar de glucosa. 
Tras analizar ambas cepas, se observó un ligero aumento del contenido total de ácidos grasos 
con respecto al tipo silvestre A4, pero no se detectaron cantidades significativas de ácido 
ricinoleico (Tabla 7). Sin embargo, la cepa GPDp-CpFAH12 sintetiza un 40 % más de C18:2 que 
el tipo silvestre (Figura 12).  
Tabla 7. Total de ácidos grasos en las cepas de A. gossypii modificadas con la expresión del gen CpFAH12 y 
cultivadas en MA2 8G durante 3 días y en MA2 con acetato. Los valores se expresan como porcentaje con 
respecto al peso seco y como porcentaje de ácido ricinoleico y linoleico con respecto al total de ácidos grasos. Los 
resultados son la media de dos experimentos independientes junto con la desviación estándar. 
Cepa 





ácidos grasos (%) 
Ácido linoleico/total 
de ácidos grasos (%) 
A4 (WT) 4,9 ± 0,1 0 1,6 ± 0,5 
A537 (GPDp-CpFAH12) 5,4 ± 0,2 0 2,3 ± 0,1 





Figura 12. Total de ácidos grasos en las cepas de A. gossypii modificadas con la expresión del gen CpFAH12 y 
cultivadas en MA2 8G durante 3 días y en MA2 con acetato. Los valores de cada especie de ácido grasos están 
expresados como porcentaje con respecto al peso seco. Los resultados son la media de dos experimentos 
independientes con su respectiva desviación estándar. 
Estos resultados demuestran, por tanto, que la expresión heteróloga del gen CpFAH12 no es 
suficiente para producir ácido ricinoleico en A. gossypii, en contra de lo descrito para S. pombe 
(Holic et al., 2012). Por otro lado, nuestros resultados concuerdan con otros descritos en Y. 
lipolytica, donde fueron necesarias modificaciones genéticas adicionales para producir este 
ácido graso (Beopoulos et al., 2014). Animados por estos resultados, nuestro siguiente paso 
consistió en la expresión de CpFAH12 en diferentes fondos genéticos de A. gossypii.  
1.3.2 Expresión heteróloga de CpFAH12 en diferentes fondos genéticos en A. gossypii 
Para incrementar la síntesis de ácido linoleico y producir ricinoleico, se expresó el gen 
CpFAH12 en tres fondos genéticos diferentes:  
i) ∆pox1 (cepa A549: ∆pox1, GPDp-CpFAH12), en la que se expresa CpFAH12 bajo la 
influencia del promotor GPDp en la cepa ∆pox1, que presenta un aumento de la 
acumulación total de ácidos grasos.  Al mejorar la biosíntesis de lípidos se esperaba 
detectar el ácido ricinoleico e incrementar el porcentaje de ácido linoleico.  
ii) GPDp-OLE1, GPDp-OLE2 (cepa A586: GPDp-OLE1, GPDp-OLE2, ICLp-CpFAH12), que 
contiene la sobreexpresión simultánea de las dos ∆9 desaturasas de  A. gossypii y en la 
que se expresa CpFAH12 bajo el promotor ICLp. 
iii) ∆dga1 (cepa A588: ∆dga1, ICLp-CpFAH12), que tiene el gen AgDGA1 delecionado y en 
la que se expresa CpFAH12 bajo el promotor ICLp.  Existen dos enzimas en A. gossypii 
que catalizan la última reacción de formación de TG, en la que los diacilgliceroles se 
convierten en TG. Estas enzimas están codificadas por los genes AgDGA1 (ACR140C) y 
AgLRO1 (AFL179C) que codifican una diacilglicerol transferasa dependiente de acil-CoA 
y una diacilglicerol transferasa dependiente de fosfolípidos respectivamente. La 
enzima codificada por LRO1 ha sido identificada como la responsable de la 
acumulación de ácidos grasos con un grupo hidroxilo, como es el caso del ricinoleico 
(Dahlqvist et al., 2000; Beopoulus et al., 2014). Por este motivo, se construyó la cepa 
con AgDGA1 inactivado con el fin de que todos los TG se sinteticen por medio de 




































El análisis del contenido en ácidos grasos en estas cepas reveló que el ácido ricinoleico sólo se 
sintetiza en cantidades detectables en la cepa ∆pox1, GPDp-CpFAH12 (Tabla 8 y Figura 13). En 
esta cepa se acumula un 6,8 % de ácidos grasos con respecto al peso seco, al igual que en la 
cepa parental ∆pox1 donde esta cifra es de 6,5 % tras 3 días de incubación (un 32 % más que 
en el tipo silvestre). En los otros dos fondos genéticos propuestos, no se detectó ácido 
ricinoleico, pero sí un aumento significativo del contenido de ácido linoleico. 
De manera interesante, en la cepa GPDp-OLE1, GPDp-OLE2, ICLp-CpFAH12, el ácido linoleico 
representaba un 20 % del total de ácidos grasos, un valor significativamente mayor que el 0,8 
% observado en la cepa de tipo silvestre (Tabla 8).  
Tabla 8. Total de ácidos grasos en las cepas de A. gossypii modificadas con la expresión del gen CpFAH12 y 
cultivadas en MA2 8G durante 3 días y en MA2 con acetato. Los valores se expresan como porcentaje con 
respecto al peso seco y como porcentaje de ácido ricinoleico y linoleico con respecto al total de ácidos grasos. Los 
resultados son la media de dos experimentos independientes junto con la desviación estándar. 
Cepa 











A4 (WT) 4,9 ± 0,1 0 0,8 ± 0,0 
A355 (∆pox1) 6,5 ± 0,2 0 0,5 ± 0,1 
A570 (GPDp-OLE1, GPDp-OLE2) 6,4 ± 0,2 0 2,6 ± 0,0 
A534 (∆dga1) 3,5 ± 0,1 0 1,6 ± 0,1 
A549 (∆pox1, GPDp-CpFAH12) 6,8 ± 0,1 0,5 ± 0,1 1,0 ± 0,0 
A586 (GPDp-OLE1, GPDp-OLE2, 
ICLp-CpFAH12) 
5,9 ± 0,6 0 20,0 ± 1,1 






Figura 13. Total de ácidos grasos en las cepas de A. gossypii modificadas con la expresión del gen CpFAH12 y 
cultivadas en MA2 8G durante 3 días y en MA2 con acetato. Los valores de cada especie de ácido grasos están 
expresados como porcentaje con respecto al peso seco. Los resultados son la media de dos experimentos 
independientes. Los errores representan la desviación estándar. 
Estos resultados demuestran que el ácido ricinoleico puede sintetizarse en A. gossypii, aunque 
las cantidades totales no son suficientes para un posible aprovechamiento industrial y serían 
necesarias mejoras en las cepas para llegar a un proceso económicamente viable. No obstante, 
los resultados obtenidos con respecto al incremento de la síntesis de ácido linoleico son muy 
prometedores. En especial, la cepa GPDp-OLE1, GPDp-OLE2, ICLp-CpFAH12 acumula hasta un 
20 % de este ácido graso, y un 20 % más de ácidos grasos totales que el tipo silvestre 
sugiriendo (de nuevo) que la introducción de la primera insaturación de ácidos grasos es un 
paso limitante en la síntesis de lípidos (Qiao et al., 2015).  El aumento de ácido linoleico en esta 
cepa la convierten en un candidato ideal como punto de partida para la producción de los 
ácidos grasos omega-6 y omega-3, mediante la expresión de elongasas y desaturasas 
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